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En las últimas décadas, las zonas donde habita el oso negro (Ursus americanus) 
han sido disminuidas por la urbanización y la agricultura, de tal forma que se 
pueden observar frecuentemente, ejemplares de esta especie en las áreas 
conurbanas y rurales en busca de alimento y agua. Esta especie, al igual que 
otros animales silvestres, tienen un papel importante como reservorio de agentes 
etiológicos, entre ellos, algunos que pueden ser transmitidos al hombre. Existen 
pocos estudios realizados sobre la ecología y el estado de salud del oso negro 
en el norte de México. El objetivo de esta investigación fue de evaluar la 
presencia de microorganismos eucariotas en muestras de sangre periférica de 
oso negro mediante la identificación microscópica y a través de pruebas 
moleculares. Para ello, se utilizaron muestras sanguíneas de osos que fueron 
capturados para su reubicación en zonas conurbanas y rurales de los municipios 
de Monterrey, Santiago y Mina del estado de Nuevo León, así como los 
municipios de Ramos Arizpe, Arteaga, Parras y Saltillo en Coahuila. Se 
analizaron un total de 20 muestras de sangre completa de osos, a través de la 
observación directa de sangre en fresco y frotis sanguíneo, en donde se encontró 
la presencia de microorganismos eucariotas flagelares en un 85 % (17/20) de los 
osos muestreados. Para la identificación genética de los microorganismos 
encontrados en sangre periférica de osos, se utilizó la técnica de PCR para 
amplificar segmentos parciales del gen 18S de los miembros de la Familia 
Trypanosomatidae de 5 muestras obtenidas, en 2 de ellas obtuvimos un 
segmento de 733pb, similar al tamaño obtenido por T. cruzi. Se analizaron, así 
mismo, 9 muestras por PCR para miembros de la familia Amoebidae y 
Trichomonadidae, dando resultados negativos por este método para estas 
familias. Por último, se realizó una PCR para amplificar el ARNr 18S 
característico de eucariotas, en el cual, se utilizó un primer de bloqueo para 
mamíferos que impidiera la amplificación del ADN de gen 18S del oso y así 
demostrar que el producto amplificado correspondiera a otro eucariota, 
amplificando en las 12 muestras un segmento de aproximadamente 260 pb. Con 
estos resultados, podemos concluir que los osos que han sido capturados en 
estas regiones presentan microorganismos flagelados en sangre periférica, que 
son eucariotas y que algunos de ellos pudieran ser miembros de la familia 
Trypanosomatidae, por lo que se recomienda se realicen otros estudios para 
lograr la identificación del género y especie de estos microorganismos. 




In recent decades, the areas where the black bear (Ursus americanus) lives have 
been diminished by urbanization and agriculture, so that specimens of this 
species can be observed frequently in urban and rural areas in search of food and 
water. This species, like other wild animals, has an important role as a reservoir 
of etiological agents, including some that can be transmitted to men. There are 
few studies conducted on the ecology and health status of the black bear in 
northern Mexico. The objective of this investigation was to evaluate the presence 
of eukaryotic microorganisms in samples of peripheral black bear blood by 
microscopic identification and through molecular tests. For this, blood samples of 
bears were used, that were captured for relocation in urban and rural areas of the 
municipalities of Monterrey, Santiago and Mina of the state of Nuevo León, as 
well as the municipalities of Ramos Arizpe, Arteaga, Parras and Saltillo in 
Coahuila. A total of 20 samples of whole bears blood were analyzed, through 
direct observation of fresh blood and blood smear, where the presence of flagellar 
eukaryotic microorganisms was found in 85% (17/20) of the sampled bears. For 
the genetic identification of the microorganisms found in peripheral blood of bears, 
the PCR technique was used to amplify partial segments of the 18S gene of the 
members of the Trypanosomatidae Family of 5 samples obtained, in 2 of them we 
obtained a similar 733bp segment to the size obtained by T. cruzi. Likewise, 9 
samples were analyzed by PCR for members of the Amoebidae and 
Trichomonadidae Family, giving negative results by this method for these 
Families. Finally, a PCR was performed to amplify  a segment of the eukaryotic 
gen 18S rRNA, in which a primer that block the amplification of DNA from 
mammalian was used, that prevented the amplification of the bear's 18S gene 
DNA and thus demonstrate that the amplified product corresponded to another 
eukaryotic, amplifying in the 12 samples a segment of approximately 260 bp. With 
these results, we can conclude that bears that have been captured in these 
regions have flagellated microorganisms in peripheral blood, which are 
eukaryotes and that some of them could be members of the Trypanosimatidae 
Family, so it is recommended that other studies be carried out to achieve the 
identification of the genus and species of these microorganisms. 




El oso negro americano (Ursus americanus) es un mamífero carnívoro 
perteneciente a la familia de los úrsidos, presente en la parte norte de México. 
Dicha especie está presente en las zonas boscosas de América del Norte y sur 
de Canadá (Hall, 1981).  
En México se encuentran dos subespecies: Ursus americanus machetes (Elliot, 
1903), en los estados de Sonora, Chihuahua y Durango; así como, Ursus 
americanus eremicus (Merriam, 1904) en Nuevo León, Coahuila y Tamaulipas 
(Delgadillo et al., 2014).  
En México, el oso negro se encuentra dentro del grupo de especies protegidas 
en peligro de extinción (NOM-059-SEMARNAT-2010), esto debido en gran parte 
a la urbanización, así como a la pérdida y fragmentación de su hábitat que ha 
disminuido mucho la población de esta especie en estas áreas (Pelton et al., 
1999). Esta especie se ha adaptado a las zonas de interfase humano-doméstico-
silvestre, (Bronson et al., 2014). En recientes años, se han observado ejemplares 
de todas las edades en zonas conurbadas colindantes con el Parque Nacional 
Cumbres de Monterrey (PNCM) y áreas rurales de Nuevo León y Coahuila 
(Carrera-Treviño et al., 2019).   
Debido a los cambios en la ecología de los lugares en los que habita el oso negro, 
ha ocurrido una alteración en la biodiversidad y los ciclos biológicos de vectores 
y de patógenos (Bradley y Altizer, 2007).  Lo que ha propiciado la aparición de 
enfermedades emergentes en especies silvestres y domésticas incluyendo las de 
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carácter zoonótico (McKinney, 2002). Al momento es poca la información 
conocida sobre patógenos que afectan las poblaciones de osos negros y/o de 
aquellas en las que esta especie participa como reservorio (Bard y Cain, 2019). 
Algunos investigadores han descrito que esta especie juega un papel importante 
como monitor de la presencia de enfermedades exóticas, como el Virus del Nilo 
Occidental en Wisconsin, E.U.A. (Wunderlin et al., 2007), así como la presencia 
de Trichinella sp., en tejidos musculares de osos en Canadá (Larter et al., 2017). 
Con respecto a México, por el momento se tiene conocimiento de un solo reporte 
de parásitos hemoflagelados (Trypanosoma cruzi) en un oso polar (Ursus 
maritimus) en cautiverio, siendo este el agente causal de la Tripanosomiasis 
Americana, también conocida como Enfermedad de Chagas (Jaime-Andrade et 
al., 1997).  
Debido a que el oso negro en México se encuentra considerado como especie 
en peligro de extinción, donde sus poblaciones han disminuido 
considerablemente en las últimas décadas, es importante conocer además de la 
densidad poblacional de esta, el estado de salud de estos ejemplares y si son 
portadores de patógenos que causen enfermedades emergentes y de 
importancia en la fauna silvestre, los animales domésticos e inclusive de carácter 
zoonótico. Por lo que esta investigación es importante para determinar si los osos 
que son capturados en zonas conurbanas o rurales en los estados de Nuevo 
León y Coahuila presentan patógenos que pudieran representar un riesgo de 
salud para la especie, para otras especies silvestres y domésticas e inclusive 





Debido a que en la actualidad se han presentado un alto número de avistamientos 
de osos negros en zonas conurbadas colindantes con el Parque Nacional 
Cumbres de Monterrey y zonas rurales de otros municipios de Nuevo León y 
Coahuila, es importante realizar estudios que nos permitan establecer las 
condiciones de salud de los ejemplares  que son capturados para su reubicación 
en estas zonas, la identificación de agentes patógenos presentes en esta especie 
por su relación humano-doméstico-vida silvestre,  así como determinar si puede 
participar como reservorio de dichos agentes, tomando en consideración el papel 
que desempeña como especie centinela de diversas enfermedades zoonóticas.   
 
1.2 HIPÓTESIS 
El oso negro (Ursus americanus) presenta microorganismos patógenos que 
pudieran ser transmitidos a otras especies de fauna silvestre, domésticas o 




1.3.1 Objetivo General 
Evaluar la presencia de microorganismos eucariotas en muestras de sangre 
periférica del oso negro americano (Ursus americanus) capturado para su 
reubicación en zonas rurales y conurbanas de Nuevo León y Coahuila mediante 
la identificación microscópica y a través de pruebas moleculares. 
 
1.3.2 Objetivos Específicos 
a) Establecer la presencia/ausencia de microorganismos en sangre periférica 
de oso americano mediante el examen microscópico en fresco y extendido 
sanguíneo. 
 
b) Identificar por medio de Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR), la 
familia a la que pertenecen los microorganismos observados en sangre 





2.1 Clasificación taxonómica y descripción general del oso negro 
El oso negro americano pertenece a la Clase Mammalia, del Orden Carnívora en 
la Familia Ursidae, Subfamilia Ursinae, del Género Ursus y la Especie Ursus 
americanus (Pallas, 1780).  
La Familia Ursidae se encuentra en el orden de los carnívoros, pero a excepción 
del oso polar que es estrictamente carnívoro, el resto de las especies son 
omnívoros. (MacLellan, 1994). 
De acuerdo con su talla, el oso negro mide generalmente entre 150 a 210 
centímetros de largo y su altura hasta la cruz es de 50 a 90 centímetros. Las 
hembras pesan entre 40 y 70 kilogramos, mientras que los machos pueden llegar 
a pesar entre 80 y 130. Sin embargo, es importante considerar que el peso va a 
depender del sexo, edad y la temporada del año. Así, durante la hibernación se 
minimiza su actividad física, hay pérdida de masa y energía, además de disminuir 
su catabolismo proteico. También en esta etapa, esta especie pasa su gestación, 
parto y lactancia (Robbins et al., 2012). 
En un estudio previo se determinó que durante la hibernación se ve afectada la 
temperatura corporal, así como sus perfiles bioquímicos, además, las hembras 
aumentan la eficiencia de la termogénesis y metabolismo energético, al mismo 
tiempo evitan la acumulación de compuestos nitrogenados, punto importante del 
periodo de hibernación (Shimozuru et al., 2013). 
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Con respecto a su aspecto físico, esta especie presenta un cuerpo robusto, ojos 
pequeños, orejas redondas, erectas y pequeñas, así como, una cola corta 
(McKinney y Delgadillo, 2004; Rogers, 1980). En lo que concierne a su olfato, 
tiene la capacidad de detectar olores relativamente distantes. Al hacerlo se 
mantiene estático y puede tomar algunas posturas, como estar parado en cuatro 
patas, sentado en las patas traseras, o parado sobre las patas traseras. También 
mantiene la boca abierta y sus exhalaciones se pueden escuchar desde pocos 
metros de distancia (Bacon y Burghardt, 1976). 
El color del pelaje puede presentar una variación de negro a azul, marrón 
chocolate, canela, gris azulado e inclusive beige (Rogers, 1980). Este color del 
pelaje que regularmente es negro a veces cambia a café y esta transición de 
colores, tiene una estrecha relación con el estado nutricional del animal.  
Esta especie, presenta una locomoción plantígrada y lo logra teniendo apoyo 
tanto de los dedos como los talones para caminar. Cada pata esta provista de 5 
dedos con garras cortas no retractiles, las cuales, son utilizadas para subir 
árboles. Para proveerse de frutos y bayas, utiliza sus labios prensiles, por otro 
lado, también desarrolla la capacidad de levantar y voltear troncos, rocas y en 
algunos casos hábilmente abren cobertizos o vehículos en busca de alimento 
(Clutton-Brock, 2002; McKinney y Delagadillo, 2004) 
Es importante señalar, que el oso negro adulto tiene pocos depredadores en la 
naturaleza, pero los gatos monteses (Lynx rufus) (LeCount, 1987), lobos (Canis 
lupus) (Rogers y Mech, 1981) y coyotes (Canis latrans) (Boyer, 1949), pueden 
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llegar a matar a los oseznos o a los jóvenes. En cuanto a su comportamiento 
durante la alimentación, el forrajeo es solitario, pero pueden agruparse cuando el 
alimento es abundante (Rogers, 1976). 
2.2 Distribución y estatus de conservación del oso negro 
Antecedentes históricos mencionan que el oso negro americano se localiza en 
gran parte de las zonas boscosas de América del Norte, sur de Canadá y en la 
parte norte de México (Hall, 1981), así como también, en los bosques templados 
del Este de USA (desde Florida hasta Maine), incluyendo los bosques de 
coníferas (desde Newfoundland hasta Alaska) y bosques montañosos (desde 
Alberta hasta México) (Costello et al., 2001). Además, se ha documentado su 
presencia en las cadenas montañosas desérticas denominadas Islas del Cielo en 
Arizona, en donde la permanencia del oso negro en la frontera entre Estados 
Unidos y México se encuentra en una situación vulnerable, debido a la pérdida y 
fragmentación de hábitat por la actual urbanización (Atwood et al., 2011).  
Con respecto a México, se tienen reportes históricos de su distribución en la 
Sierra Madre Oriental abarcando los estados de Coahuila, Nuevo León y 
Tamaulipas, así como en la Sierra Madre Occidental principalmente en regiones 
de bosques de pino-encino en los estados de Sonora, Chihuahua y Zacatecas 
hasta Jalisco y Nayarit (Juárez-Casillas y Varas, 2013). Posteriormente se 
consideraron los estados de San Luis Potosí y Aguascalientes, como zonas 
habitadas por esta especie (Hall, 1981). En la actualidad se encuentra distribuido 
en los estados de Sonora, Nuevo León, Coahuila y Chihuahua considerándose 
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también serranías de Durango (Figura1).  (Ceballos et al., 2006; Juárez-Casillas 
y Varas, 2013). 
 
Figura 1. Distribución potencial del oso negro en México. En el mapa se observa la 
distribución potencial del oso negro en la sierra madre occidental abarcando los estados de 
Sonora, Chihuahua y Zacatecas, Jalisco y Nayarit. Así como a lo largo de la sierra madre 
oriental en los estados de Coahuila, Nuevo León y Tamaulipas. Las áreas de distribución se 
muestran en color rojo (Ceballos et al., 2006). 
 
Un estudio realizado en el Parque Nacional Cumbres de Monterrey durante los 
años 2015-2016, abrió un panorama amplio acerca de la densidad poblacional, 
la relación de sexos y patrones de movimiento que esta especie tiene en esta 
zona. Determinándose una densidad estimada de 0.052 osos/Km2 (95% I.C. 
±0.063), siendo una baja densidad de población de esta especie en esta área. 
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En ese estudio, se encontró una mayor proporción de machos que de hembras y 
con respecto al movimiento, se observó que esta especie puede llegar a 
desplazarse hasta 30 kilómetros (Fimbres-Macías, 2017). 
Las principales amenazas que presenta esta especie se encuentran asociadas 
al rápido crecimiento de la población humana, así como a una economía pobre 
que favorece la pérdida de su hábitat, debido a la limpieza de terrenos, tala de 
árboles y la realización de sobrepastoreo (Pelton et al.,1999). Otras prácticas 
humanas, como lo es la caza furtiva y el tráfico ilegal son también algunas de las 
principales problemáticas de esta especie.   
Debido a esto, se incluyó al oso negro en el Apéndice II de la Convención sobre 
Comercio Internacional de Especies de Flora y Fauna Silvestres (CITES). Es 
importante mencionar que se le considera bajo protección especial solamente a 
la población de la Sierra del Burro, en Coahuila de acuerdo a la Norma Oficial 
Mexicana NOM-059-SEMARNAT-2010. 
2.3 Factores que predisponen la presencia de enfermedades en el 
oso negro  
La urbanización está jugando un papel importante en la presencia de 
enfermedades en esta especie, debido a que se están presentando cambios del 
hábitat y ambientales, que han llegado a causar pérdida de la biodiversidad y 
alteración en la biología de los patógenos, vectores y hospedadores, (Bradley y 
Altizer, 2007) por lo tanto, esta especie presenta una susceptibilidad más alta a 




Se dice que su capacidad de mostrarse tolerante a la cercanía de los humanos y 
su adaptación a las zonas de interfaz urbano-silvestre (Beckmann y Berger, 
2003), facilitan su dependencia de alimentación antropogénica (McCleery, 2010), 
como lo son los sitios de fácil acceso a la basura como alimento (López et al., 
2019). Esto se ha presentado con mayor frecuencia en las regiones conurbanas 
alrededor del PNCM donde especímenes de distintas edades se han observado 
en Santa Catarina, San Pedro, Monterrey y otros municipios aledaños al Parque 
Nacional Cumbres de Monterrey (PNCM) (Fig. 2) (López et al., 2019). 
 
Figura 2. Oso negro observado en áreas conurbanas en Nuevo León. En la imagen se 
puede observar un oso negro en una zona conurbana en busca de alimento en la basura 
(Carrera-Treviño., et al., 2019). 
 
2.4 Importancia de la presencia de agentes infecciosos en fauna 
silvestre 
Los agentes infecciosos (parásitos, bacterias, hongos y virus) juegan un papel 
importante en el mantenimiento y regulación de poblaciones animales en 
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comunidades ecológicas, así, los patógenos y animales han co-evolucionado con 
el paso de los siglos en estas comunidades (Kaeslin et al., 2013). Por lo tanto, 
para que un agente infeccioso se mantenga en el nicho ecológico deberá ser 
capaz de mantener también vivo a su huésped, de causarle el menor daño y si 
es posible vivir dentro de el sin causar sintomatología alguna (Kaeslin et al., 
2013).  
En este sentido, existe muy poca información sobre los agentes infecciosos que 
afectan especies diversas de fauna silvestre, si estos pueden participar como 
reservorios de agentes etiológicos que causan enfermedades endémicas o 
emergentes en la propia fauna silvestre, en los animales domésticos o en el 
humano (Thompson y Polley, 2014).  
Las enfermedades infecciosas emergentes en los animales silvestres se 
clasifican con base a criterios epizootiológicos:  
i. Las enfermedades infecciosas presentes en los animales 
domésticos y que pueden ser contagiadas a los animales de vida 
silvestre, que viven en proximidad. 
ii. Las enfermedades infecciosas que se relacionan con la 
intervención humana, por medio de translocaciones de huésped o 
parásito. 
iii. Las enfermedades infecciosas que afectan a fauna silvestre y 
donde no se involucran animales domésticos o humanos.  
De esta manera, se visualizan dos implicaciones biológicas importantes:  
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a. Numerosas especies silvestres son reservorios de patógenos que 
amenazan la salud humana y animales domésticos.  
b. Las enfermedades infecciosas emergentes de la vida silvestre 
representan una amenaza importante en la conservación de la 
biodiversidad global. (Daszak et al., 2000).  
2.5 Agentes infecciosos Presentes en el Oso Negro 
Uno de los parásitos importantes que se han detectado en especies de fauna 
silvestre han sido los Tripanosomatidos. Es especialmente importante determinar 
si algunas especies de fauna silvestre son capaces de controlar las infecciones 
causadas por algunas especies de Tripanosomatidos y así establecer su 
importancia como reservorios y el papel que desempeñan en la transmisión de 
dichos agentes (Martínez-Hernández et al., 2014; Tenorio et al., 2014).  En este 
sentido, es importante establecer si el oso negro por su estrecha relación con 
otras especies de vida silvestre, juega un papel importante como reservorio de 
agentes infecciosos y potencialmente patógenos para otras especies de vida 
silvestre, domésticas o el hombre.  
Algunos estudios realizados en Norteamérica, principalmente en Texas, han 
detectado Trypanosoma cruzi, en poblaciones de mapaches (Procyon lotor), 
coyotes (Canis latrans), zorros grises (Urocyon cinereoargenteus) y gatos 
monteses (Lynx rufus). En dichos estudios, se encontró que los mapaches fueron 
positivos a T. cruzi DTU TcIV y uno de ellos portaba dos DTUs el TcI y TcIV 
(Curtis-Robles et al., 2016). Estos datos son de interés, ya que muchas de estas 
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especies de mamíferos, también se encuentran en el Noreste de México, 
teniendo una estrecha relación con esta especie.  
En lo que concierne a su presencia en el oso negro, en el año 2007 se dio a 
conocer un primer informe de infección por Trypanosoma evansi en osos negros 
del Himalaya (Selenarctos thibetanus) (Muhammad et al., 2007). Posteriormente, 
este mismo tripanosoma fue detectado en cinco osos negros asiáticos (Ursus 
thibetanus) en Pakistán (Shahid et al., 2013).  En México se ha  reportado un  
caso de infección por Trypanosoma cruzi en un oso polar (Ursus maritimus) en 
cautiverio (Jaime-Andrade et al., 1997).  
Por otro lado, en un estudio realizado en oso negro en el noreste de Wisconsin, 
E.U.A. en el año 2007, se encontró la presencia de microfilarias en sangre 
periférica de especímenes de esta especie, las cuales fueron caracterizadas a 
través de estudios de morfología y de análisis genéticos como Dirofilaria ursi 
(Michalski et al., 2010).  
Otro estudio de seroprevalencia realizado en la Cordillera Central de los 
Apalaches, E.U.A. estableció la presencia de anticuerpos contra Toxoplasma 
gondii en el 62% de las muestras procesadas, siendo este hallazgo muy 
importante, debido a que la toxoplasmosis es considerada una zoonosis (Cox et 
al., 2017).  
En 2017 en Canadá se demostró la presencia de Trichinella sp., en tejido 
muscular de osos, mostrando una prevalencia del 4.1%. Este estudio reveló que 
algunos osos tenían una infección con más de una larva por gramo de tejido 
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muscular. Esto es de gran importancia, debido a que este parásito representa un 




3 MATERIAL Y MÉTODOS  
3.1 Área de estudio  
El presente estudio fue realizado en el Estado de Nuevo León comprendiendo las 
latitudes (23° 9´45.72¨ Norte y 27°47´56.76¨ Sur) y las longitudes (101°12´25.2¨ 
Este, 98° 25´17.76¨ Oeste). Esta región comprende los municipios de Monterrey, 
Santiago y Mina. Así como en el Estado de Coahuila (29° 52´48¨ Norte, 24° 32´34¨ 
Sur, y las longitudes (99° 50´35¨ Este,103° 57´36¨ Oeste) (INEGI, 2012) en los 
municipios de Ramos Arizpe, Arteaga, Parras y Saltillo, los cuales, son 
colindantes con Nuevo León (Fig.3).  
 
Figura 3. Área de ubicación de los osos negros que fueron muestreados para este 
estudio. Localización de los sitios de captura de osos negros (Ursus americanus) entre 2017 




3.2 Población considerada para el estudio 
En regiones de la interfaz urbano-silvestres en el norte del país en los estados 
de Coahuila y Nuevo León se han presentado un gran número de avistamientos 
de oso negro, que al ser animales de talla grande y buscar alimento o agua en 
estas zonas han causado problemas en poblaciones rurales y conurbanas, entre 
las que podemos mencionar daños a cultivos, así como al ganado doméstico y 
amenazar la vida humana. Este comportamiento del oso negro ha obligado a las 
autoridades correspondientes a capturar estos especímenes y reubicarlos de 
lugar (Carrera-Treviño et al., 2019).  
Aprovechando la captura y el manejo de estos especímenes para su reubicación 
se realizó la inspección de los mismos para establecer la edad, sexo, condición 
corporal de los ejemplares capturados, así como el aretado de los mismos para 
su posterior identificación. 
En total se muestrearon 20 osos negros, ejemplares que fueron capturados y 
manejados con autorización de la SEMARNAT, con el permiso 
SGPA/DGVS/00988/17 otorgado al Laboratorio de Fauna Silvestre de la Facultad 
de Medicina Veterinaria y Zootecnia de la Universidad Autónoma de Nuevo León, 
del mes de julio de 2017 al mes de abril de 2019, en zonas conurbanas y rurales 




3.3 Captura y manejo del oso negro 
La captura de los especímenes de oso negro utilizados para la toma de muestras 
sanguíneas de este estudio, se realizó siguiendo el protocolo de captura y manejo 
establecido por el grupo de investigación del Dr. Carrera y colaboradores, 
utilizando jaulas Cambrian (Figura 4). Estas jaulas, por su diseño y estructura 
evitan mutilaciones y heridas durante el proceso de captura y traslado de los 
animales. Para ello se colocó un cebo (comida de la que se alimentan los osos 
en las áreas de captura o avistamiento) y la trampa era activada cuando el cebo 
era tomado. 
 
Figura 4. Captura de oso negro en jaula tipo Cambrian. En la imagen se muestra un oso 
negro juvenil previo a su manejo al momento de la captura y previo a la anestesia y manejo. 
Para manejar a los osos negros sin riesgo a sufrir lesiones, se realizó una 
restricción química (tranquilización y anestesia de acción corta), empleándose el 
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tranquilizante Xilacina, a una dosis de 2/4 mg/kg de peso corporal del oso 
(10%Clorhidrato de Xilacina ®) (Pisa-Agropecuaria, Guadalajara, México) y el 
anestésico Zoletil 100, a una dosis de 7-9 mg/kg de peso corporal  del oso 
(Tiletamina 250 mg; Zolazepam 250 mg ®) (Virbac-Guadalajara, México). Las 
dosis utilizadas por ejemplar fueron calculadas acorde al peso de cada ejemplar 
y aplicados mediante un dardo disparado por una pistola de CO2 por personal 
capacitado (Carrera y Lira, 2015). 
Una vez que la restricción química surgió efecto en los ejemplares, se procedió 
a realizar una inspección física de estos, monitoreando en todo momento sus 
constantes fisiológicas por un médico veterinario capacitado. En la inspección 
física se pudo establecer el peso, sexo, condición corporal y edad. Los 
especímenes capturados se pudieron categorizar por su edad como oseznos 
(menor de 2 años), juvenil (de 2 a 4 años) y adulto (4 años en adelante). Todos 
los datos obtenidos durante el manejo fueron registrados. Por otro lado, a cada 
oso capturado se le colocó un arete para su posterior identificación. 
Una vez que los ejemplares se recuperaron de la anestesia (cerca de 3 horas 
posteriores a su captura) y fueron transportados a su área de reubicación, fueron 
liberados. 
 
3.4 Colección de muestras sanguíneas 
La obtención de muestras de sangre periférica se realizó al momento de la 
inspección física en ejemplares anestesiados. Para ello se utilizaron agujas y en 
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tubos BD Vacutainer® con EDTA K2 (Becton Dickinson and Company, USA), 
mediante punción de la vena femoral, para obtener alrededor de 2 ml de sangre 
completa de cada ejemplar (Figura 5). 





Figura 5. Manejo y toma de muestras de sangre periférica de osos negros.  En la imagen 
a se observa la inspección física de un ejemplar capturado (frecuencia cardiaca). En la imagen 
b se observa el procedimiento para la toma de sangre a partir de la vena femoral por personal 
del Laboratorio de Fauna Silvestre de la FMVZ-UANL. 
3.5 Lugar de procesamiento de muestras  
El procesamiento de las muestras de sangre de osos negros del presente estudio 
se llevó a cabo en el Departamento de Histología y Patología de la Facultad de 
Medicina Veterinaria y Zootécnica de la UANL.  
Las pruebas moleculares para la posible identificación de microorganismos 
presentes en torrente sanguíneo en oso negro se realizaron con la colaboración 
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de personal del laboratorio del Centro de Investigaciones Regionales, Dr. Hideyo 
Noguchi de la Universidad Autónoma de Yucatán, del Departamento de Ecología 
de Agentes Patógenos, del Hospital General Dr. Manuel Gea González de la Cd. 
de México, así como del Laboratorio Nacional de la Biodiversidad (LANABIO) del 
Instituto de Biología de la Universidad Nacional Autónoma de México. 
 
3.6 Examen microscópico de sangre en fresco 
Para revisar si en las muestras de sangre periférica obtenidas a partir de 
ejemplares de oso negro existían estructuras diferentes a las encontradas como 
componentes normales de sangre (eritrocitos u leucocitos) y si presentaban 
alguna motilidad se realizó un examen microscópico de sangre en fresco. 
Para ello se colocó una gota (50 microlitros) de sangre completa con EDTA sobre 
un portaobjetos, colocándose por encima de esta un cubreobjetos. La muestra 
se observó inmediatamente al microscopio (Primo Star, Carl Zeiss®), a 10 X y 
posteriormente a 40 X reduciendo la apertura del condensador. Para una 
adecuada observación de la muestra se inspeccionaron 100 campos por cada 
preparado en fresco y se documentó mediante el uso de una cámara conectada 
al tubo del microscopio. Los preparados fueron conservados en una cámara 
húmeda hasta su lectura (Vega y Náquira, 2005).  
3.7 Extendido sanguíneo de muestras de sangre periférica de osos 
negros 
Para visualizar en una mejor forma las estructuras flageladas y con motilidad 
observadas en el examen en fresco y poder establecer así su morfología y 
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tamaño, así como algunos componentes intracelulares se realizó un extendido 
sanguíneo que fue posteriormente teñido. 
Para ello se colocó en un portaobjeto una gota de cerca de 3-5 microlitros de 
sangre completa, la cual, se extendió con el canto de otro portaobjetos a un 
ángulo de 45°. Una vez extendida la muestra se dejó secar a temperatura 
ambiente y se fijó con metanol absoluto durante 10 minutos. 
Para visualizar mejor las estructuras celulares las muestras fijadas fueron teñidas 
con un hemocolorante rápido (HYCEL®), siguiendo las instrucciones del 
fabricante del estuche comercial utilizado, dando como resultado una tinción 
clásica del tipo Romanowsky.  
Por otro lado, se utilizó en otro extendido fijado la tinción de Giemsa (Jalmek®) 
según las instrucciones del fabricante del reactivo. Esta tinción se utiliza muy 
frecuentemente para identificar hemoparásitos.  
Una vez terminado el procedimiento las laminillas fueron observadas al 
microscopio con los objetivos 10 X y 40 X, y posteriormente se colocó una gota 
de aceite de inmersión sobre la muestra para el enfoque con el objetivo de 100 X 
(Vega y Náquira, 2015).  
Una vez observadas las células y estructuras de interés, se procedió a 
documentarlas, tomando además las medidas de las mismas con ayuda de un 
microscopio óptico (IX 81, OLYMPUS®) en el Laboratorio Nacional de la 
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Biodiversidad, del Instituto de Biología de la Universidad Nacional Autónoma de 
México. 
3.8 Identificación de microorganismos eucariotas en la sangre 
periférica del oso negro por Reacción en Cadena de la 
Polimerasa (PCR)  
3.8.1 Extracción de ADN a partir de muestra sanguínea periférica de osos 
negros 
La extracción de ADN de muestras de sangre de oso negro se realizó en el 
laboratorio del Centro de Investigaciones Regionales, Dr. Hideyo Noguchi de la 
Universidad Autónoma de Yucatán. Para ello, se utilizó el Kit Wizard® Genomic 
DNA Purification Kit (Promega) siguiendo el protocolo establecido por el 
fabricante.   
De algunas muestras de sangre de oso negro, el ADN fue extraído con la técnica 
de fenol/Cloroformo (Sambrook et al., 2001), en el Departamento de Ecología de 
Agentes Patógenos del Hospital General, Dr. Manuel Gea González de la Cd. de 
México, y se realizó como se describe a continuación. 
La muestra se colocó en un microtubo de 200 µL agregándose a esta 50 µL de 
buffer de lisis de ADN (2.5 µl de TRIS 1 M, 25 µl de EDTA 0.5 M pH 8, 12.5 µl de 
NaCl 1 M, 25 µl de SDS al 10 % y 25 µl de Proteinasa K a una concentración de 
20 mg/mL (Affymetrix, Cleveland, OH, USA). La muestra y el buffer lisis se 
homogenizaron con la ayuda de un vortex y se incubaron a 60°C durante 12 horas 
en una platina caliente (Lauda Brinkmann RM6 Super RMT®). A continuación, a 
cada muestra se le adicionó fenol-cloroformo-alcohol Isoamílico (25:24:1) en 
proporción 1:1, homogenizándose en vortex (VORTEX GENIE 2® Scientific 
Industries) durante 30 segundos.  Una vez homogeneizada la muestra se 
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centrifugó a 14000 rpm durante 5 minutos (Microcentrífuga Sorvall Legend Micro 
21R® Thermo Scientific). El sobrenadante obtenido fue transferido a un tubo 
eppendorf® de 2 ml, al cual se le agregó cloroformo en proporción 1:1, 
homogenizándose y centrifugándose a 14000 rpm por 5 minutos. Posteriormente, 
el sobrenadante obtenido fue transferido a un tubo eppendorf® de 2 ml 
agregándosele 10% de acetato de potasio 3 M e isopropanol en proporción 1:1. 
La mezcla fue homogeneizada. La mezcla se incubo a -66°C para que el ADN se 
precipitara en un tiempo de 2-12 h. Posteriormente, la mezcla fue centrifugada a 
14800 rpm durante 25 minutos a 4 °C. Cuidadosamente se decantó el 
sobrenadante, obteniéndose un pellet, que se dejó secar a temperatura 
ambiente. Posteriormente, se le agregó 20 µL de RNase-Free Water (invitrogen® 
Thermo Fisher Scientific) para la hidratación del ADN. Finalmente se realizó la 
cuantificación y determinación de la pureza de ADN por medio de la relación de 
la absorbancia 260/280 nm, utilizando un lector Epoch (Microplate 
Spectrophotometer® BioTek Instruments).   
 
3.8.2 Reacción en Cadena de la Polimerasa para la identificación de 
miembros de la Familia Trypanosomidae 
Para identificar miembros de la Familia Trypanosomatidae se utilizó un protocolo 
diseñado y utilizado por el grupo de investigación de la Dra. Guiehdani Villalobos 
Castillejos y el Dr. Fernando Martínez Hernández del Departamento de Ecología 
de Agentes Patógenos del Hospital General Dr. Manuel Gea González, de la Cd. 
de México.  
Este protocolo utiliza oligonucleótidos que amplifican un fragmento del gen que 
codifica para el ARN ribosómico 18S y que es específico para tripanosomatidos 
(Tab. 1), amplificando un segmento que puede variar entre 600 y 900 pb. 
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En esta PCR se utilizó como control positivo para Tripanosomatidos la cepa de 
T. cruzi aislada de un humano obtenida en Oaxaca (México) y como control 
negativo de contaminación se utilizó agua destilada. 
Para realizar la PCR, en primer lugar, se preparó un master mix añadiendo agua 
libre de nucleasas, buffer de PCR (número de catálogo Y02028B, Invitrogen, 
USA), dNTPs  (número de catálogo 46-0122, Invitrogen, USA) y MgCl2 (número 
de catálogo Y02016B, Invitrogen, USA ), Albúmina al 1% ( número de catálogo 
A1516-100G, Sigma Aldich), los oligonucleótidos para Trypanosomidae F y R 
(diseñados en el departamento de Ecología de Agentes patógenos del Hospital 
General Dr. Manuel Gea González). y finalmente la Taq polimerasa (número de 
catálogo 11615-010, Invitrogen, USA). El master se mezcló con ayuda de un 
vortex. La cantidad en microlitros y las concentraciones de los reactivos se 
anexan en la Tabla 2. 
Una vez realizado el master mix, se colocaron 20 µl de este en un microtubo 
eppendorf® de 200 µl para cada reacción y se agregaron 5 µl del ADN de la 
muestra, así como de los controles negativo y positivo.  
A continuación, las muestras se colocaron en un termociclador (Applied 
Biosystems™ Veriti™ CA, EUA), utilizando las siguientes condiciones de PCR:  
• Un ciclo de desnaturalización inicial a 95 °C por 2 min. seguidos. 
• 40 ciclos de PCR (desnaturalización de ADN 95 °C-30 seg.; alineación de 
oligonucleótidos 58 °C-1 min.; y una extensión de la cadena de ADN a 72 
°C -23 seg.) 




3.8.3 Reacción en Cadena de la Polimerasa para la identificación de 
miembros de la Familia Amoebidae  
Para realizar la PCR para identificar miembros de la Familia Amoebidae se 
utilizaron un par de oligonucleótidos que amplifican un segmento del gen que 
codifica para el ARN ribosómico 18S y que es específico de esta Familia (Tab. 
1). Estos oligonucleótidos amplifican un fragmento de ADN de 750 pb 
(Villanueva-García et al., 2017). 
Para esta PCR se utilizó como control positivo a Entamoeba sp. de una muestra 
de heces y como control negativo de contaminación agua destilada.  
Para realizar la PCR se preparó un master mix añadiendo agua libre de 
nucleasas, buffer de PCR, dNTPs, MgCl2 (2.5 mM,) Albúmina 1 %, los 
oligonucleótidos Enta JUCD F y Enta DSPR R, así como la Taq polimerasa. Las 
concentraciones de los reactivos y cantidades en microlitros por reacción para 
esta PCR se especifican en la Tabla 3. 
Después de agitar el master mix, se colocaron 22 µL de este, en un microtubo de 
200 µL para cada reacción, a la cual se agregaron 3 µL del ADN de la muestra, 
así como los controles positivo y negativo. 
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Tabla 1. Oligonucleótidos utilizados para la caracterización molecular de microorganismos eucariota 




Trypanosomatidae F ATCTGGTAAAGTTCCCCGTG 
18S 600-900 
Rangel-Gamboa 
et al., 2019 
Trypanosomatidae R CCGTTTCGGCTTTTGTTGGT 
Oligonucleótido Enta 




et al., 2017 Oligonucleótido Enta 
DSPR R 
GTTGAGTCAAATTAAGCCGCAGGC 






Trichomonadidae R TGCTTCAGTTCAGCGGGTCT 
Euk_1391f  TATCGCCGTTCGGTACACACCGCCCGTC 
18S 260 +/- 50  
Vestheim et al., 
2008 






Tabla 2. Reactivos y concentraciones utilizados para la PCR de 
Tripanosomatidos. 
Componentes Volumen de reactivo en 
la reacción 
Concentración Final 
en la reacción 
Agua libre de nucleasas  11.0 µL  
Buffer de PCR (10 X) 2.5 µL 1X 
dNTPs 2.5 µL 2.5 mM 
Primer 18S F (5 pmol) 0.5 µL 0.5 mM 
Primer 18S R (5 pmol) 0.5 µL 0.5 mM 
MgCl2   2.5 mM 1.75 µL 1.75 mM 
Albúmina 1% (1 mg/mL) 1.0 µL 0.2 mg/mL 
Taq Polimerasa  0.25 µL 0.25 U 
DNA de muestra 5.0 µL  
Volumen final 25 µL  
Posteriormente las muestras se colocaron en un termociclador, utilizando las 
siguientes condiciones de PCR:  
• Un ciclo de desnaturalización inicial a 95 °C- 2 min. 
•  35 ciclos de PCR (desnaturalización a 95 °C-30 seg.; alineamiento de 
oligonucleótidos a 64 °C-25 seg.; extensión de la cadena a 72 °C -90 seg.) 
• Un ciclo de extensión final a 72 °C/30 min.  
 
Tabla 3. Reactivos y concentraciones utilizados para la PCR para 
identificar miembros de la Familia Amoebidae. 
Componentes Volumen de reactivo en la 
reacción 
Concentración Final en 
la reacción 
Agua libre de nucleasas  10.75 µL  
Buffer de PCR (10 X) 2.5 µL (1X) 
dNTPs 2.5 µL 2.5 mM 
Oligonucleótido Enta JUCD F  1.0 µL 1 mM 
Oligonucleótido Enta DSPR R 1.0 µL 1 mM 
MgCl2   2.5 mM 2.0 µL 2 mM 
Albúmina 1% (1 mg/mL) 2.0 µL (0.2 mg/mL) 
Taq Polimerasa  0.25 µL 0.25 U 
DNA de muestra 3.0 µL  




3.8.4 Reacción en Cadena de la Polimerasa para la identificación de 
miembros de la Familia Trichomonadidae  
Para realizar la PCR para identificar miembros de la Familia Trichomonadidae se 
utilizaron un par de oligonucleótidos que amplifican un segmento de ADN que 
contiene parte de las secuencias del espaciador de transcrito interno (ITS1 y 2 
“Internal transcribed spacer”) y el ARNr 5.8s (ITS1-5.8S-ITS2) y que es específico 
de esta familia (Tab. 1). Estos oligonucleótidos amplifican un fragmento de ADN 
de 350 a 450 pb (Jongwutiwes et al., 2000). 
Para esta PCR se utilizó como control positivo a Trichomonas vaginalis y como 
control negativo de contaminación agua destilada.  
Para realizar la PCR se preparó un master mix añadiendo agua libre de 
nucleasas, buffer de PCR, dNTPs, MgCl2 (2.5 mM,) Albúmina 1 %, los 
oligonucleótidos Trichomonadidae F y R, así como la Taq polimerasa.  Las 
concentraciones de los reactivos y cantidades en microlitros por reacción para 
esta PCR se especifican en la Tabla 4. 
En un microtubo de 200 µL se colocaron 44.2 µL de master mix, así como 6 µL 
del ADN de la muestra y de los controles negativo y positivo.  
Lo microtubos se colocaron en un termociclador utilizando las siguientes 
condiciones de PCR:  
• Un ciclo de desnaturalización inicial a 94 °C por 10 min. 
•  40 ciclos de PCR (desnaturalización de ADN 94 °C-30 seg.; alineamiento 
de oligonucleótidos a 63 °C-30 seg.; una extensión a 72 °C- 30 seg.). 
• Un ciclo de extensión final a 72 °C por 10 min.   
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Tabla 4. Reactivos y concentraciones utilizadas para la PCR de 
Trichomonadidae. 
Componentes Volumen de reactivo en la 
reacción 
Concentración Final en la 
reacción 
Agua libre de nucleasas 27.5 µL  
Buffer de PCR (10 X) 5.0 µL (1X) 
dNTPs 5.0 µL 5.0 mM 
Oligonucleótido 
Trichomonadidae F (5 
pmol) 
1.0 µL 1 mM 
Oligonucleótido 
Trichomonadidae R (5 
pmol) 
1.0 µL 1 mM 
MgCl2   2.5 mM 2.2 µL 2.2 mM 
Albúmina 1% (1 mg/ml) 2.0 µL 0.2 mg/mL 
Taq Polimerasa 0.5 µL 0.5 U 
DNA de muestra 6.0 µL  
Volumen final 50.2 µL  
 
3.8.5 PCR para la amplificación de un segmento de ADN del gen del RNA 
ribosómico 18S específico para eucariotas 
Para establecer que los microorganismos flagelados encontrados en muestras 
sanguíneas de osos eran organismos eucariotas y no se trataban de células o  
estructuras presentes en condiciones normales en la sangre de oso negro, se 
implementó una estrategia general, la cual, consistió en amplificar  un segmento 
del ADN que codifica para el gen del RNAr 18S de eucariotas, utilizando los 
primer universales para eucariotas 1391f y EukBr y un primer de bloqueo 
Mammal_block_I-short_1391f que contiene un C3(/3spC37) que impide la 
amplificación del ADN en las secuencias que sean de origen de mamífero, por lo 
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tanto, bloqueará la amplificación de ADN del gen de RNA ribosómico 18S del oso 
(Vestheim et al., 2008).  
Para ello, se trabajó en colaboración con el Dr. Etienne Waleckx del Centro de 
Investigaciones Regionales, Dr. Hideyo Noguchi de la Universidad Autónoma de 
Yucatán. 
Para validar el funcionamiento tanto de los oligonucleótidos universales para 
mamífero, como el bloqueo de la amplificación de genoma de mamíferos se 
realizaron 2 PCR. El primero, en el cual solo se comprobó que los primers 
universales que amplificaba para eucariotas funcionaran y en un segundo PCR 
se verificó que el primer que bloqueaba la amplificación de ADN de mamífero 
funcionara. Para ello, se utilizaron como controles muestras de ADN extraídas de 
T. cruzi, de ratones infectados con T. cruzi y de ratones no infectados. Posterior 
a los ensayos de validación, se procesaron las muestras de ADN obtenidas a 
partir de 12 osos muestreados en este estudio. 
Para realizar esta PCR se preparó en primer lugar un master mix, añadiendo 
agua libre de nucleasas, 2 X Dream Taq Green PCR Master Mix (Thermo Fisher 
Scientific, Waltham, MA, USA), 10 µM de los primers Forward Euk_1391f y Primer 
Reverse EukBr, homogenizándose el master mix por 10 segundos con un vortex. 
En un tubo eppendorf® de 200 µL, se agregaron 24 µL de master mix, así como 
1 µL del ADN de la muestra de los controles arriba mencionados y de las 
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muestras. En la Tabla 5 se describen los componentes, las molaridades y 
volúmenes utilizados para cada reacción en la PCR para amplificar el fragmento 
de ADN del gen del ARNr 18S para eucariotas. La Tabla 6 muestra los 
componentes, las molaridades y volúmenes utilizados para cada reacción en la 
PCR que se utilizó el primer bloqueador de secuencias de mamífero (primer 
Mammal_block_I-short_1391f). 
Tabla 5. Reactivos para la PCR para identificación de eucariotas en 
muestras de sangre de oso negro 
Componentes Volumen de reactivo en 
la reacción 
Concentración Final en la 
reacción 
Agua libre de nucleasas  13.0 µL  
PCR master mix 2X  
Dream Taq DNA Polimerasa 
Dream Taq Green buffer 2X 
Mix de dNTPs 0.4 mM  
MgCl2   4 mM 
10.0 µL 2X 
Primer Euk_1391f (10 µM) 0.5 µL 10 µM 
Primer EukBr (10 µM) 0.5 µL 10 µM 
DNA de muestra 1.0 µL  
Volumen final  25.0 µL  
Posteriormente las muestras se colocaron en un termociclador (T100TM Biorad, 
Hercules, CA, E.U.A). Las condiciones de amplificación fueron: un ciclo de 
desnaturalización inicial a 94 °C por 3 min; seguidos de 35 ciclos de PCR 
(desnaturalización de ADN 94 °C-45 seg.; alineación de oligonucleótidos 57 °C- 
60 seg. y una extensión del producto de 72 °C-90 seg.; seguido de una extensión 
final a 72 °C por 10 min.  
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Tabla 6. Reactivos para la PCR para identificación de eucariotas no 
mamíferos en muestras de sangre de oso negro. 
 
Componentes Volumen de 
reactivo en la 
reacción 
Concentración Final en la 
reacción 
Agua libre de nucleasas  9.0 µL  
PCR master mix 2X  
Dream Taq DNA Polimerasa 
Dream Taq Green buffer 2X 
Mix de dNTPs 0.4 mM  
MgCl2   4 mM 
10.0 µL 2X 
Primer Euk_1391f (10 µM) 0.5 µL 10 µM 







DNA de muestra 1.0 µL  
Volumen final  25.0 µL  
 
3.8.6 Electroforesis, visualización y documentación de los productos 
amplificados por PCR 
Para poder calcular el tamaño de fragmento amplificado en los protocolos de las 
PCR utilizados en este estudio, en primer lugar, se realizó una electroforesis de 
estos productos en un gel de agarosa de 1.2 %. Para preparar la agarosa se 
disolvió 1 g. de agarosa en 80 ml de buffer TAE 1 X (40 mM Tris base, 20 mM 
ácido acético glacial, 2.0 mM EDTA pH 8.3) a 50 °C, posteriormente se vació en 
un molde y colocándose un peine para formar los pocillos de carga, el gel se dejó 
gelificar y se colocó en buffer TAE 1 X. Los productos de PCR (5 µL del producto 
de PCR amplificado) se colocaron en los pocillos de la agarosa mezclándolos 
previamente con 1 µL de buffer de carga (50 % glicerol, 100 mM Na3 EDTA, 1 % 
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SDS, 0.1 % de azul de bromofenol, PH 8.0). Así mismo se utilizó un marcador de 
peso molecular de 100 pb para establecer el tamaño de los productos 
amplificados.  
Los productos de PCR fueron separados por electroforesis a 100 volts, durante 
50 minutos. Una vez terminada la electroforesis los geles de agarosa fueron 
teñidos con bromuro de etidio (40 mg/mL) en buffer TAE y se visualizaron 
mediante el transiluminador Gen Logic, realizándose la fotodocumentación del 
mismo. 
3.9 Análisis estadístico de los resultados 
En la presente investigación se analizó la proporción de osos con presencia de 
estructuras compatibles con microorganismos presentes en sangre de oso negro 
(Ursus americanus), utilizando Chi cuadrada, con un intervalo de confianza de 





4.1 Área de estudio y osos muestreados 
Se analizaron un total de 20 muestras de oso negro de los municipios de 
Monterrey (2), Santiago (1) y Mina (1) del Estado de Nuevo León. Así como en 
Ramos Arizpe (1), Arteaga (12), Saltillo (2) y Parras (1) municipios del Estado de 
Coahuila. La siguiente figura muestra los sitios de geolocalización de cada 
ejemplar al momento de la captura.  
 
 
Figura 6. Sitios de geolocalización de ejemplares de oso negro muestreados en este 
estudio. La imagen muestra los sitios de ubicación donde fueron capturados los osos negros 
que se utilizaron para obtener muestras sanguíneas para este estudio, (marcados en rojo los 
ejemplares en los cuales se observaron estructuras con características flagelares, así como en 




El periodo de muestreo comprendió del mes de Julio de 2017 al mes Abril del 
2019. Es importante referir que los ejemplares muestreados en este estudio, 
fueron en los meses más calurosos del año (Julio a Octubre), periodo en que 
estos animales tienen más presencia en las zonas conurbadas en busca de agua 
y alimento, (antropogénica), así como su presencia en las zonas de interfaz 
urbano-silvestre.    
De un total de 20 osos negros, 14 de ellos fueron machos y 6 fueron hembras. 
Se realizó también un cálculo de la edad acorde a sus características físicas 
resultando 15 adultos, 3 juveniles y 2 oseznos. Los sitios de captura y fecha de 
las mismas, la edad, sexo y número de arete que se le coloco a cada oso 
capturado se resumen en la Tabla 7.  
4.2 Características y condiciones de salud de la población 
muestreada 
En lo que respecta en términos generales a las condiciones corporales de los 
ejemplares muestreados algunos presentaron deshidratación severa, 





Tabla 7. Características de los ejemplares de oso negro muestreados en este estudio 
Núm. Fecha de 
captura 
Arete Edad Sexo Lugar de muestreo Municipio/Estado Coordenadas 
GPS (UTM) 




2 11/08/2017 17/Azul 
 






3 04/09/2017 18/Azul 
 




4 16/09/2017 20/Azul 
 






5 13/03/2018 Sin Arete (SI) 
 




6 23/04/2018 05/Amarillo 
 
Adulto Macho Ejido El Diamante Arteaga/Coahuila 312256.67 
2805363.48 
7 11/05/2018 11/Amarillo 
 






Adulto Macho Ejido El Huachichil Arteaga/Coahuila 310452 
2793450 
9 16/08/2018 08/Amarillo 
 
Osezno Macho Ejido Los Olivos Arteaga/Coahuila 316718.11 
2797679.15 
10 16/08/2018 07/Amarillo 
 
Adulto Hembra Ejido El Diamante Arteaga/Coahuila 311358.15 
2807295.15 




Núm. Fecha de 
captura 
Arete Edad Sexo Lugar de muestreo Municipio/Estado Coordenadas 
GPS (UTM) 
11 24/08/18 123/Amarillo 
 
Adulto Hembra Ejido Chapultepec Arteaga/Coahuila 314619.38 
2793374.27 
12 24/08/18 124/Amarillo 
 
Juvenil Macho Ejido Chapultepec Arteaga/Coahuila 314619.38 
2793374.27 
13 24/09/18 09/Amarillo 
  




14 24/09/18 13/Amarillo 
  




15 01/10/18 125/Amarillo  
  




16 22/01/19 Rojo/507007 
  




17 22/01/19 Rojo/507008 
  




18 29/01/19 Naranja/804254 
  
Adulto Macho Ejido El Jagüey  Saltillo/Coahuila 14R293515.26 
2793122.12  
19 23/04/19 Naranja/804257 
  
Adulto Macho Ejido El Mimbre Parras/Coahuila 14R229416.492 
2840153.08 
20 30/04/19 Naranja/804258 
  





4.3 Características de estructuras en sangre en fresco 
El examen microscópico de sangre en fresco se realizó a una población de 20 
osos capturados, en los cuales se observó la presencia de estructuras con 
características flagelares en 11 machos y 6 hembras, los cuales incluyen a 3 
pertenecientes al estado de Nuevo León y 14 osos correspondientes al estado 
de Coahuila de Zaragoza. Presentándose en un 85 % (17 animales) la presencia 
de estas en un total de 20 animales analizados. Solamente en 3 osos machos 
adultos capturados en Ramos Arizpe, y Arteaga en Coahuila (osos 1 y 6) un 
macho adulto capturado en Mina, Nuevo León (oso 4) no presentaron estas 
estructuras en sus muestras sanguíneas.   
En la revisión de las muestras sanguíneas de oso negro de manera directa, se 
observó la presencia de estructuras con características flagelares uni y bipolares, 
con movimiento lento y continuo, en algunas muestras se observó la presencia 
de abundantes estructuras flagelares y escasos en otros, algunos se apreciaban 
alargados y otros ovoides como se muestra en la Figura 7, la cual es 
representativa de los osos analizados.  
4.4 Forma y tamaño de estructuras flageladas en extendido 
sanguíneo de oso negro 
Para establecer la morfología y el tamaño de los microorganismos observados 
en sangre de oso negro, se revisaron las extensiones sanguíneas realizadas a 
partir de muestras de sangre periférica, los cuales fueron teñidos con Giemsa 
(Jalmek®) y Romanowsky (HYCEL ®).  
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En estas extensiones se encontró la presencia de estructuras con características 
flagelares uni y bipolares, presentándose además formas romboides, ovoides, 
forma de coma y algunos con extenso flagelo. A continuación, se muestran las 
imágenes de los microorganismos encontrados en los extendidos sanguíneos de 




Figura 7. Resultados de la observación de muestras de sangre en fresco de oso negro 
analizado en este estudio. Muestras de sangre en fresco en diferentes osos analizados.  a, b 
se aprecian formas alargadas y ovoides con un flagelo unipolar (Ver flechas). c, d formas 





Figura 8. Microorganismos encontrados en muestras sanguíneas de un oso negro (arete 
17/Azul, adulto, macho). Figura a y b, microorganismo con estructura ovoide con posible 
flagelo unipolar (Ver flechas).  Figura c, microorganismo con estructura alargada y con flagelo 




Figura 9. Microorganismo observado en sangre periférica de un oso negro, juvenil, 
hembra, sin arete (SI).  En la imagen se puede observar una estructura romboide con 
citoplasma transparente y abundantes gránulos basófilos que posee un flagelo único, este 
microorganismo está rodeado por eritrocitos.  Tinción de Romanowsky. 100 X. La flecha negra 





Figura 10. Microorganismos presentes en muestra de sangre de un oso negro, macho, 
adulto (arete 18/Azul). En las imágenes a y b, se observan microorganismos con estructura 
ovoidea con flagelos unipolares. (Ver flechas). Tinción de Giemsa. 100 X. Barra de tamaño 10 
µm. En las imágenes c y d, se observa una estructura sin una forma definida con flagelo 
unipolar alargado. (Ver flechas). La imagen e y f, muestran estructuras ovoides con citoplasma 
granular y flagelo unipolar alargado. (Ver flechas). Tinción de Romanowsky. 100 X. Barra de 





Figura 11. Microorganismo observado en sangre periférica de un oso negro, adulto, 
macho (arete 11/Amarillo). En la imagen a, se puede observar una estructura romboidal, en 
forma de coma con citoplasma granular y flagelo unipolar. (Ver flecha). La imagen b, muestra 
un microorganismo de estructura ovoide, con flagelo unipolar, alrededor de numerosos 




Figura 12. Microorganismo observado en sangre periférica de un oso negro, adulto 
macho (arete 23/Amarillo). La imagen a, muestra un microorganismo con estructura ovoide, 
con flagelos bipolares alargados (flecha). En la imagen b, se observa una estructura ovoide, 
con flagelo unipolar, el tamaño de esta estructura se puede comparar con el de los eritrocitos 





Figura 13. Microorganismo observado en sangre periférica de un oso negro, osezno, 
macho (arete 08/Amarillo). La imagen a, muestra un microorganismo con estructura redonda 
con múltiples flagelos y citoplasma granular basófilo (flecha). En la imagen b, se aprecia una 
forma ovoide con flagelo unipolar, alrededor de esta estructura se pueden apreciar eritrocitos 




Figura 14. Microorganismo observado en sangre periférica de un oso negro, hembra, 
adulta (arete 07/Amarillo). En la imagen a, se observa un microorganismo con estructura 






Figura 15. Microorganismos observados en sangre periférica de un oso negro, hembra, 
adulta (arete 123/Amarrillo). Las imágenes a, b, muestran microorganismos con estructura 
ovoide de citoplasma transparente y gránulos basófilos, se aprecia también un flagelo unipolar 
(flechas). Las imágenes c, d, se aprecia una forma ovoide con flagelo unipolar. Tinción de 
Giemsa. 100 X. La barra de tamaño equivale a 10 µm. 
 
 
Figura 16. Microorganismos observados en sangre periférica de un oso negro, juvenil, 
macho (124/Amarillo). Las imágenes a, b, c y d; muestran microorganismos con estructuras 





Figura 17. Microorganismos observados en sangre periférica de un oso negro, juvenil, 
macho (arete 09/Amarillo). La imagen a, muestra un microorganismo con estructura ovoide 
con flagelo bipolar y citoplasma granular. (flecha).  En la imagen b, se observa una estructura 
romboide, con flagelo unipolar y citoplasma granular. (flecha). Tinción de Giemsa. 100 X. 
 
 
Figura 18.Microorganismos observados en sangre periférica de un oso negro, adulto, 
macho (arete 13/Amarillo). Microorganismos de estructura romboide con flagelo unipolar y 
citoplasma ligeramente granular pueden observarse en las imágenes a y b. Tinción de 





Figura 19. Microorganismo observado en sangre periférica de un oso negro, hembra, 
adulta (arete 125/Amarillo). La imagen muestra un organismo con estructura romboide de 
citoplasma transparente con flagelo unipolar, rodeada de eritrocitos (flecha). Tinción de 
Giemsa. 100 X. 
 
 
Figura 20. Microorganismos observados en sangre periférica de un oso negro, hembra, 
adulta (arete Rojo/507007). En la imagen a, se observa una estructura romboide con flagelo 
unipolar y citoplasma granular basófilo (flecha). La imagen b, muestra una estructura ovoide 
con flagelo bipolar y citoplasma granular. (flecha). Tinción de Romanowsky. 100 X.  Las 
imágenes c y d, muestran estructuras amorfas con flagelos unipolares y citoplasma granular 





Figura 21. Microorganismos observados en sangre periférica de un oso negro, osezno, 
hembra (arete Rojo/507008).  Las imágenes a, b y c; muestran estructuras ovoides con 
flagelos unipolares y citoplasma ligeramente granular basófilo (flechas). En la imagen d, se 
aprecia una estructura ovoide con flagelo bipolar (flecha). Tinción de Giemsa y de 
Romanowsky. 100 X. 
 
 
Figura 22. Microorganismos observados en sangre periférica de un oso negro, adulto, 
macho (arete Naranja/804254). a, estructura romboide con flagelo unipolar y citoplasma 
ligeramente granular, rodeado de eritrocitos. (Ver flecha). b, estructura ovoide con flagelo 





Figura 23. Microorganismos observados en sangre periférica de un oso negro, macho, 
adulto (arete Naranja/804257). Las imágenes a y b, muestran estructuras ovoides con flagelos 
unipolares y citoplasma ligeramente granular. (flecha). Tinción de Giemsa. 100 X. 
 
 
Figura 24. Microorganismo observado en sangre periférica de un oso negro, macho, 
adulto (arete Naranja/804258). La imagen a, muestra estructuras ovoides con flagelos 
bipolares entre eritrocitos (flechas) en un preparado de muestra de sangre en fresco. 100 X.  
Las imágenes b y c, muestran estructuras ovoides y romboides con flagelo unipolar y 
citoplasma ligeramente granular. (flecha) en muestras fijadas y con tinción de Giemsa. 100 X. 
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4.5 Identificación de microorganismos eucariotas en la sangre 
periférica del oso negro por Reacción en Cadena de la 
Polimerasa (PCR)  
4.5.1 PCR para detección de miembros de la Familia Trypanosomatidae 
En 5 de las 17 muestras en las que se observaron estructuras con características 
flagelares, se realizó una PCR que amplifica un segmento del ADN que codifica 
para el ARNr, subunidad 18S de Tripanosomatidos (Tab. 8).  
Esta PCR tiene un producto de amplificación entre 600 y 900 pb. El control 
positivo que se utilizó para esta PCR fue ADN extraído de una cepa de T. cruzi, 
la cual presento un producto de amplificación de 733 pb (Figura 25). 
De los 5 osos analizados solo 4 presentaron dos amplicones con tamaños 
aproximados ente 600 y 900 pb. Los osos con número de arete 11/Amarillo y 23/ 
Amarillo presentaron amplificados a ambos tamaños y los osos con arete 18/Azul 
y SI, los mismos amplificados, pero más tenues. Esto sugiere que los 
microorganismos en estos 4 osos encontrados en sangre periférica pudieran ser 
Tripanosomatidos (Fig. 25 y Tab. 8).  De igual forma, y con una banda de ADN 
más tenue de aproximadamente 733pb, presentándose este resultado en las 
muestras de dos osos (11/Amarillo y 23/Amarillo), que corresponde con el 
tamaño de T. cruzi (Fig. 25 y Tab.8). Lo que sugiere que estos microorganismos 
en los osos pudieran ser T. cruzi. 
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En la siguiente imagen se muestran los amplicones generados en la PCR para 
Tripanosomatidos. Los análisis de las muestras se realizaron por duplicado y 
triplicado. La descripción de cada oso al cual corresponden los carriles se localiza 
en el pie de Figura 25, así como los amplificados presentados.  
  
 
Figura 25. Electroforesis de los productos de PCR de un segmento de ADN que codifica 
para el ARNr, 18S de Tripanosomatidos. Se realizó un PCR con primers específicos para 
amplificar ADN del grupo de los Tripanosomatidos. Carril 1. Marcador de peso molecular de 
100 pb. Carril 2 y 3: Muestras de ADN del oso 17/Azul, Carril 4 y 5. Muestras de ADN del oso 
18/Azul, Carril 6 y 7. Muestras de ADN de oso SI, Carril 8, 9 y 10: Muestras de ADN del oso 
11/Amarillo, Carril 11, 12 y 13. Muestra de ADN del oso 23/Amarillo, Carril 14. Control positivo, 
ADN de T. Cruzi (733 pb). 
 
En la Tabla 8 se presenta el resultado de PCR para Tripanosomatidos, así como 





4.5.2 PCR para detección de miembros de la Familia Amoebidae 
De las 17 muestras en las que se observaron estructuras con características 
flagelares en 9 de ellas se realizó una PCR específico para la Familia Amoebidae 
que amplificaba un segmento de ADN que codifica para el ARNr, 18S. Las 
muestras de sangre que fueron analizadas por esta técnica fueron las que se 
tomaron a partir de los osos con número de arete 17/Azul, SI, 11/Amarillo, 
23/Amarillo, 123/Amarillo, 124/Amarillo, Rojo/507007, Rojo/507008, 
Naranja/804254). 
El producto de amplificación de esta PCR presentó un tamaño de 750pb, banda 
que se presentó en el control positivo de Entamoeba sp. ya que todas las 
muestras analizadas fueron negativas. Los resultados de la electroforesis de los 
productos de PCR de algunas muestras procesadas se muestran en la Figura 26.  
Tabla 8. Relación de osos analizados por PCR para Tripanosomatidos. 






















































Figura 26. Electroforesis de los productos de PCR de un fragmento de ADN que codifica 
para el ARN ribosómico, subunidad 18S de Amebas. Se realizó un PCR con primers que 
amplificaban un segmento de ADN de 750 pb específico para miembros de la Familia 
Amoebidae. Carril 1. Marcador de peso molecular de 100 pb. Carril 2. Muestra de ADN de oso 
17/Azul, Carril 3. Muestras de ADN de oso SI, Carril 4. Muestras de ADN del oso 11/Amarillo, 
Carril 5. Muestra de ADN del oso 23/Amarillo, Carril 6.  Muestra de ADN del oso 123/Amarillo, 
Carril 7. Muestra de ADN del oso 124/Amarillo, Carril 8. Muestra de ADN del oso Rojo/507007, 
Carril 9. Muestra de ADN del oso Rojo/507008, Carril 10. Muestra de ADN del oso 
Naranja/804254, Carril 11. Control negativo (ADN negativo a Entamoeba sp.), Carril 12. 
Control negativo (ADN negativo a Entamoeba sp.). Carril 13. Control negativo de 
contaminación (Agua bidestilada), Carril 14. Control positivo (Entamoeba sp, 750 pb).  
 
4.5.3 PCR para detección de miembros de la Familia Trichomonadidae  
Otro de los microorganismos eucariotas con estructura similar a las observadas 
en los frotis sanguíneos son las Trichomonas. Para determinar si alguno de estos 
microorganismos pertenecía a este grupo, se realizó en 9 de las 17 muestras una 
PCR que amplificaba una secuencia de ADN específica para la Familia 
Trichomonadidae (ITS1-5.8s-ITS2) de aproximadamente 350-450pb. Como 
control positivo se utilizó ADN extraído de Trichomonas vaginalis, presentando 
un amplicón de 350-450 pb (Figura 27). 
Las muestras de sangre periférica que se analizó con esta técnica fueron las que 
se tomaron de los osos con los siguientes números de arete: 17/Azul, SI, 
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11/Amarillo, 23/Amarillo, 123/Amarillo, 124/Amarillo, Rojo/507007, Rojo/507008, 
Naranja/804254.  
Con esta técnica no se logró amplificar en ninguna de las muestras de osos algún 
producto de PCR con el tamaño específico para Trichomonas (Fig. 27). 
 
 
Figura 27.  Electroforesis de los productos de PCR amplificando la secuencia intergénica 
ITS1-5.8s-ITS2 de Trichomonadidae. Con oligonucleótidos diseñados para amplificar un 
producto de 350-450 pb. Carril 1: Marcador de peso molecular. Carril 2: muestra de ADN de 
oso 17/Azul, Carril 3: oso SI, Carril 4: 11/Amarillo, Carril 5: 23/Amarillo, Carril 6, 7: 123/Amarillo, 
Carril 8: 124/Amarillo, Carril 9: Rojo/507007, Carril 10: Rojo/507008, Carril 11: Naranja/804254, 
Carril 12: Control negativo (DNA negativo a Trichomonas), Carril 13: Control negativo de 
contaminación (Agua bidestilada), Carril 14: Control positivo Trichomonas vaginalis (350-450 
pb). 
 
4.5.4 PCR para detección de Eucariotas no mamíferos 
Para establecer que las muestras sanguíneas de osos muestreados presentaban 
estructuras, con movimiento propio impulsados por flagelos y con características 
de parásitos unicelulares eucariotas, se utilizó un protocolo de PCR que amplifica 
un segmento de ADN específico de eucariotas (ARNr, 18S), se utilizó para este 
protocolo un oligonucleótido (primer Mammal_block_I-short_1391f) que 
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bloqueaba la amplificación de ADN de mamíferos (Vestheim y Jarman, 2008). 
Utilizando este protocolo se logró demostrar que los productos de PCR 
amplificados pertenecían a organismos eucariotas presentes en la muestra, pero 
no al oso (cuando se utilizaba el primer bloqueador).  
Para validar el protocolo, se utilizó primero el ADN extraído a partir de un ratón 
como control del mamífero, un ratón infectado con una cepa de T. cruzi (control 
de infección eucariota mamífero/no mamífero) y ADN extraído a partir de una 
cepa de T cruzi (control de eucariota no mamífero). Donde se pudo observar 
amplificación de 260 +/- 50 pb con los primers universales utilizados para 
amplificar el segmento de ADN blanco de eucariotas. Cuando se utilizó el primer 
bloqueador de mamífero el control que representaba al mamífero (ratón no 
infectado) salió negativo, no así la muestra del ratón infectado con T. cruzi y la 
muestra de T. cruzi. 
En la siguiente imagen de electroforesis se presenta una muestra representativa 
de 4 osos (17/Azul, 18/Azul, SI y 11/Amarillo), así como  ADN de ratón infectado, 
ADN de cepa de T. cruzi, ADN de ratón no infectado y la muestra control, a los 
cuales se le adicionó  el primer de bloqueo de mamífero, presentándose en la 
muestra de oso (SI) amplificación para eucariotas de aproximadamente 260 +/-
50 pb, así como en el ratón infectado por T. cruzi, y el ADN de la cepa de T. cruzi, 
pero no mostró amplificado en el ADN de ratón no infectado ni en el control 
negativo, lo que nos indica la eficacia de los primer. Por otro lado, no se utilizó el 
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primer de bloqueo en ADN de ratón no infectado el cual mostró amplificación 
como se esperaba, así mismo el control negativo no amplifico (Figura 28).  La 
lista de los osos analizados y positivos a esta técnica se desciben en la tabla 9. 
 
Figura 28. Electroforesis de los productos de PCR amplificados a partir de ADN que 
codifica para el ARNr, 18S utilizando un primer de bloqueo para mamífero. Se realizó un 
PCR para amplificar un segmento de ADN característico de eucariotas, pero bloqueando la 
amplificación del ADN de mamíferos (oso negro) que confirmó la presencia de 
microorganismos eucariotas en sangre de osos negro. Carril Pb. Marcador de Peso Molecular 
de 100 pb. Carril 1. Muestra de ADN extraída a partir de sangre periférica del oso negro con 
arete 17/Azul. Carril 2. Muestra de ADN extraída a partir de sangre periférica del oso negro 
con arete 18/Azul. Carril 3. Muestra de ADN extraída a partir de sangre periférica del oso negro 
SI. Carril 4. Muestra de ADN extraída a partir de sangre periférica del oso negro con arete 
11/Amarillo. Carril 5. ADN extraído a partir de tejidos de mamífero (ratón) infectado con cepa 
de T. cruzi (control eucariota mamífero/no mamífero). Carril 6 ADN extraído a partir de una 
cepa de T. cruzi (control de eucariota no mamífero). Carril 7. ADN extraído a partir de muestras 
de ratón no infectado (control de eucariota/mamífero) bloqueado. Carril 8: Control negativo de 
contaminación (Agua bidestilada). Carril 9. ADN extraído a partir de ratón no infectado 





Tabla 9. Relación de osos negros analizados por PCR para detección de 










1 17/Azul Adulto Macho Zona Mederos Monterrey NL. Amplificado  
260+/50 pb 
2 18/Azul Adulto Macho 




3 Sin Arete (SI) Juvenil Hembra Zona Estanzuela Monterrey NL. 
Amplificado 
260+/-50 pb 




5 23/Amarillo Adulto Macho 



































5 DISCUSIÓN  
El constante crecimiento de la población humana, así como la invasión de áreas 
protegidas naturales provocan que la presencia de la fauna silvestre sea cada 
vez más frecuente en las zonas de interfaz-urbano silvestre, esto implica nuevos 
nichos ecológicos para animales superiores y los posibles microorganismos que 
causan enfermedades en poblaciones animales silvestres, lo que a su vez 
representa un riesgo para los animales domésticos y el propio hombre (Kaeslin 
et al., 2013). Existe muy poca evidencia documentada sobre el tipo de patógenos 
que afecta la fauna silvestre debido a las dificultades técnicas que implican los 
estudios epidemiológicos en estas especies.  
Sin embargo, en las últimas décadas, los esfuerzos por proteger especies en 
peligro de extinción o que han sido involucradas en el surgimiento de 
enfermedades emergentes en animales domésticos o de tipo zoonótico han 
permitido un mejor conocimiento de aquellos agentes infecciosos que afectan a 
la fauna silvestre, su ciclo de vida y la patología que en ellos se ocasiona. 
(Thompson y Polley, 2014).  En México no hay disponibilidad de información 
debido a la escasez de estudios que al respecto se han realizado, por lo que los 
estudios comparativos solo se limitan a la literatura disponible en otros países. 
Por ejemplo, En Maryland, E.U.A., Bronson detectó, la presencia de anticuerpos 
contra el virus de Distemper canino en osos negros, así mismo Stephenson en 
California, E.U.A., reportó una prevalencia de un 15% para el mismo virus 
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presente en la especie antes mencionada, así como un 0.6% para el parvovirus 
canino (Bronson et al., 2014; Stephenson et al., 2015).  
Con respecto a este tema, en el Noreste de México los esfuerzos realizados por 
grupos de investigación en Fauna Silvestre, como el dirigido por el Dr. Carrera 
Treviño han mantenido un monitoreo constante de las poblaciones de osos 
negros permitiendo identificar patógenos zoonóticos en esta zona por ejemplo la 
detección de Cryptosporidium spp. en oso negro (Carrera-Treviño et al., 2019). 
Otros investigadores han encontrado en mapaches de la zona Baylisascaris 
procyonis, nemátodo que puede ser transmitido al humano, así como el virus de 
Distemper canino con alto potencial de transmisión a caninos domésticos y otros 
felinos silvestres (Trejo-Chávez et al., 2017). Otros virus de alta transmisión entre 
caninos domésticos y silvestres fueron recientemente encontrados en coyotes en 
el área, el parvovirus canino tipo 2 C (Cedillo-Rosales et al., 2019). 
 Por otro lado, el Noreste de México, en especial la zona de muestreo para este 
estudio, cuenta con un medio ambiente adecuado que permite el desarrollo y 
proliferación de garrapatas, mosquitos y otros vectores que pueden transmitir 
algunos patógenos entre poblaciones de animales silvestres, domésticos y el 
hombre, como lo es el ectoparásito Dermacentor variabilis encontrado en osos 
negros capturados en esta zona (Carrera-Treviño et al., 2019).   
Tomando en cuenta estos antecedentes, se decidió establecer las condiciones y 
estado de salud que presentaron los osos negros que fueron capturados para su 
reubicación, en zonas conurbanas y rurales del estado de Nuevo León y 
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Coahuila. Entre otros procesos que se realizaron a estos ejemplares capturados 
y reubicados fueron, el aretado para su identificación, el establecimiento del sexo 
y edad, su condición física y la toma de muestras para diferentes estudios, entre 
ellas la de sangre periférica que fue el material de muestra para el estudio 
realizado en esta tesis. 
Es importante señalar que el estado de salud de estos animales variaba 
dependiendo de la época del año, en algunos casos se presentaban un alto grado 
de deshidratación, algunos presentaron ectoparásitos o condiciones corporales 
pobres, siendo estas condiciones favorables para la presentación de 
enfermedades en esta especie. 
En total se capturaron para su reubicación 20 osos negros que variaron en edad, 
sexo, condición corporal de Junio de 2017 hasta Abril del 2019, siendo la mayoría 
de ellos capturados en el estado de Coahuila y el resto en distintos municipios 
del estado de Nuevo León.  
Sorprendentemente en un alto porcentaje (85%) de los ejemplares muestreados 
se encontraron abundantes estructuras flageladas con distintas formas y 
tamaños en sangre periférica, las cuales, no presentaron morfología o motilidad 
similar con respecto a otros hemoparásitos encontrados en animales de fauna 
silvestre y domésticos.  
Dentro de los parásitos hemoflagelados más frecuentemente encontrados en 
fauna silvestre, animales domésticos e inclusive el humano, son los miembros de 
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la Familia Trypanosomatidae, entre ellos el más estudiado por ser de carácter 
zoonótico   es T. cruzi.   Estos hemoparásitos han sido aislados a partir de una 
gran variedad de especies de fauna silvestre, incluyendo marsupiales como la 
zarigüeya brasileña (Didelphis aurita), la zarigüeya de cuatro ojos (M. 
nudicaudatus), zarigüeya de tres rayas (Monodelphis americana), koala 
(Phascolarctos cinereus), (diversas especies de murciélagos (Carollia 
perspicillata; Desmondus rotundus, M.  nigricans), osos (Ursus maritimus, Ursus 
thibetanus, Selenarctos thibetanus), coati (Nasua nasua), el zorro cangrejero 
(Cerdocyon mil) y el ocelote (Leopardus pardalis)  roedores (Rattus rattus, Rattus 
norvegicus), entre otros alrededor del mundo (Dario et al., 2017; Torrico et al., 
2013; Barbosa et al., 2016; Jaime-Andrade et al.,1997; Shahid et al., 2013;  
Muhammad et al., 2007;  Santos et al., 2018; Carhuallanqui et al., 2017)  
incluyendo países de Latinoamérica como Brasil, Bolivia, Mexico, EUA.  (Dario et 
al., 2017). Algunas variedades diferentes a T. cruzi, como T.c. marinkellei, T. 
dionisii, se ha demostrado su presencia en siendo también de carácter zoonótico 
(Torrico et al. 2013). 
Al existir las condiciones tanto ambientales como los vectores que pudieran 
transmitir este parásito entre la población de osos negros de la zona se pensó en 
la presencia de T. cruzi en las muestras de sangre periférica tomadas para este 
estudio. Sin embargo, al observar los movimientos de los microorganismos 
presentes en las 17 muestras de sangre, no se pudo distinguir el movimiento 
característicos que presentan las formas de T. cruzi que se han encontrado en 
sangre periférica en otras especies animales como en zorrillos rayados (Mephitis 
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mephitis), perros (Canis familiaris), zarigüeyas (Didelphis marsupialis) y rata de 
campo (Neotoma micropus) reportados en el estado de Nuevo León (Galaviz-
Silva et al., 2017).  
Una vez que los especímenes fueron fijados y teñidos para la determinación de 
su estructura, los microrganismos observados en las muestras de sangre de los 
osos negros utilizados en este estudio no presentaron la forma característica de 
este parásito que se puede observar en sangre periférica, como se ha encontrado 
en otros estudios y que se distingue por presentar una morfología con citoplasma 
alargado, ondulado y con un cinetoplasto y núcleo visible con tinciones 
especiales, así como su flagelo característico y que se describe en la mayoría de 
los libros de parasitología de animales (De Souza, 2009). Sin embargo, algunos 
reportes mencionan morfología similar a lo observado en este estudio. De hecho, 
en osos han sido pocos los casos donde se han identificado Tripanosomatidos, 
encontrándose con un solo reporte en México de un caso de T. cruzi en un oso 
polar (Ursus maritimus) en cautiverio (Jaime-Andrade et al.,1997). Mientras que 
en osos asiáticos fue encontrado T. evansi (Muhammad et al., 2007; Shahid et 
al., 2013). Ambos reportes describen microorganismos con estructura con un 
cinetoplasto, núcleo y flagelo característico además de su citoplasma ondulado a 
lo largo del flagelo. 
A diferencia de estos, se encontraron microorganismos unicelulares alargados y 
ovoides con uno o varios flagelos uni o bipolares, algunos de ellos con citoplasma 
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con abundantes gránulos basófilos; Morfología observada en microorganismos 
unicelulares del grupo de los protozoos, como las Tripanosomas, Trichomonas y 
Amebas. Por la alimentación antropogénica a la cual está habituado el oso negro 
es importante considerar a Pentatrichomonas hominis el cual es un protista 
flagelado amitocondrial, anaerobio el cual coloniza especialmente el intestino 
grueso (ciego y colon) de diversas especies como hámster, ratón, gato, perro, así 
como en primates no humanos y el hombre (Li et al., 2015).  Implicado en 
enfermedades gastrointestinales en niños, así como, asociado con infecciones 
de vías respiratorias en humanos. Es considerado un agente comensal, que 
puede crecer en exceso en pacientes que presentan otras causas de diarrea 
(Brložnik et al, 2016). Se puede transmitir de manera cruzada entre estas 
especies. En estudios recientes, se ha encontrado que pueden adaptarse a 
nuevos hospedadores o migrar a zonas atípicas en huéspedes sanos.  Además, 
este protozoario puede considerarse como un riesgo de transmisión zoonótica y 
antroponótica (Li et al., 2014, 2015). 
Con respecto a las amebas es importante considerar que la causa de las 
infecciones por protozoos entéricos, es por medio de las heces las cuales pueden 
contaminar el medio ambiente y por ende ser ingeridos por la fauna silvestre, 
animales domésticos e incluso el hombre, dando como resultado una infección o 
enfermedad como lo es la presencia de Entamoeba spp. en monos aulladores, 
Alouatta spp. de México, siendo estas especies afectadas por la destrucción de 
su hábitat favoreciendo a las infecciones parasitarias (Villanueva et al., 2017).  
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Con respecto a la morfología ovoide con presencia de flagelo muestra una 
similitud con estructuras observadas en 2 marsupiales en Australia 
identificándose como Trypanosoma copemani n sp.  y en un pequeño zorro 
volador identificándose como T. teixeirae (Austen et al., 2009; Barbosa et al., 
2016). Por otro lado, también mostro una similitud con el Tripanosomatido 
reportado en murciélagos africanos, (Rhinolophus landeri y Hipposideros caffer) 
identificándose como T. livingstonei (Lima et al., 2013).  Con respecto a las 
estructuras con patrón romboidal con flagelo alargado coincide con unas formas 
similares observadas en sangre de un ratón de campo rayado (Apodemus 
agrarius) en China denominado Trypanosoma (Herpetosoma) grosi, 
denominadas en este estudio como esferomastigotes (Guan et al., 2011). Las 
formas alargadas con flagelo bipolar que se apreciaron también al revisar los 
extendidos sanguíneos tienen similitud con un reporte en Koalas (Phascolarctos 
cinereus) en Australia denominado T. vegrandis (Barbosa et al., 2016). Por otro 
lado, algunas otras formas observadas llegan a tener similitud en forma y tamaño 
con distintos estadios de T. cruzi que se describen en un esquema en donde se 
detalla cada uno de los estadios de desarrollo de T. cruzi (De Souza, 2009). 
Sin embargo, únicamente por las características de morfología y motilidad no se 
pudieron identificar los microorganismos presentes en sangre periférica de osos 
negros muestreados para este estudio. Por lo que se realizaron pruebas 
moleculares basadas en la técnica de la Reacción en Cadena de la Polimerasa 
que amplificaban fragmentos de ADN específicos para la familia 
Trypanosomatidae, Amoebidae, Trichomonadidae. Por esta metodología no se 
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logró obtener un resultado concluyente para estas familias, a excepción de 4 
muestras que presentaron bandas de ADN del tamaño sugerente a la familia de 
los Trypanosomatidae y 2 de ellas que presentaron una banda tenue similar a la 
presentada por el control positivo a T. cruzi. Sin embargo, la morfología de las 
estructuras presentadas en estas muestras no concordó con la de T. cruzi; lo que, 
por un lado, pudiera sugerir que se trata de otro tipo de Tripanosomatido o como 
algunos de los mencionados anteriormente.  
Sin embargo, se pudo demostrar a través de PCR y con el uso de un primer 
bloqueador de mamífero que, en las 12 muestras analizadas por este método, se 
encontraron microorganismos eucariotas en sangre periférica de osos negros en 
los estados de Nuevo León y Coahuila, como se ha realizado en otras especies 
como el bloqueo del ADN del krill antártico, debido a las bajas concentraciones 






6 CONCLUSIÓN  
En este estudio se observaron microorganismos, con estructuras ovoides, 
citoplasma transparente, algunos de ellos con gránulos basófilos abundantes y 
con uno o varios flagelos uni y bipolares en un 85% de los especímenes. Dichos 
microorganismos no pudieron ser identificados por su morfología, motilidad y 
tamaño. 
Así mismo, se logró demostrar la presencia de microorganismos eucariotas 
gracias a una PCR para eucariotas utilizándose un primer de bloqueo que impidió 
la amplificación del ADN del gen 18S del del oso, en las 12 muestras procesadas 
por este método, siendo compatibles con lo observado en las muestras de sangre 
en fresco y los frotis sanguíneos teñidos. 
A través de pruebas moleculares se obtuvieron resultados preliminares que 
sugieren que en 4 de estos osos presentan microorganismos pertenecientes a la 
familia Trypanosomatidae y dos de ellos a probables estadios de T. cruzi. Sin 
embargo, se sugiere que se realicen otras pruebas moleculares, en estas y el 
resto de las muestras como la secuenciación masiva que permita establecer el 
género y especie de los microorganismos observados.  
Por otro lado, se sugiere se continúe con este estudio, ya que identificando el 
género y la especie de los microorganismos observados se podrán establecer los 
ciclos biológicos de los mismos y el riesgo de salud que representan para la 
población del oso negro en la región, así como el riesgo para la fauna silvestre y 
doméstica e incluso para los seres humanos.  
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